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Soil Sampling Date  Mustard2 Bare Ground3 p‐value5
28 May 2008  5.33b4  10.48a  0.08 
19 June 2008  1.43b  2.93a  0.02 
6 August 2008  0.75a  3.03a  0.18 

















Date  Mustard2 Bare Ground3 p‐value5
16 June 2008  57.5a4 57a  0.72 
1 July 2008  57.5a  56.5a  0.53 
22 July 2008  56.75a  55.25a  0.55 
20 August 2008  49a  48.75a  0.95 





































  P. nicotianae  Fusarium spp.  Saprophytic fungi  Rhizoctonia spp. 
Cover  3 Apr  19 May  22 May  3 Apr  19 May  22 May  3 Apr  19 May  22 May  3 Apr  19 May  22 May 
Mustard2  1.50a4  0.88a  0.13a  59,350a  50,925a  76,350a  64,250a  98,575a  66,275a  31.69a  38.88a  36.44a 
Wheat3  2.50a  1.00a  0.63a  63,150a  49,650a  80,825a  65,750a  100,125a  75,925a  37.25a  36.44a  37.06a 
















Mustard3  13.4a5 26.97a  2128a 
Wheat4  13.1a  28.04a  2157a 
p‐value6  0.72  0.09  0.91 
Variety       
‘KY 14 x L8’  48.7a  100.00a  0a 
‘TN 90’  1.7b  3.45b  2617b 
‘NC 7’  1.3b  3.50b  2777b 
‘KT 206’  1.4b  3.06b  3175b 


























  P. nicotianae  Fusarium spp.  Saprophytic fungi  Rhizoctonia spp. 
Cover  3 Apr  19 May  22 May  3 Apr  19 May  22 May  3 Apr  19 May  22 May  3 Apr  19 May  22 May 
Mustard2  3.00a4  2.35a  0.75a  14,479a  15,785a  12,080a  12,530a  20,020a  18,680a  5.68a  2.15a  3.64a 
Wheat3  4.00a  5.75a  1.00a  14,300a  12,560a  16,595a  14,615b  21,780a  27,875b  5.36a  1.25b  2.79a 




















































Treatments  Seeding rate (kg/ha) cfu/g of soil1 p‐value2
Non‐amended control  ‐‐  215.00a3 ‐‐ 
Wheat  111.98  144.67ab  0.14 
Mustard  26.90  94.00bc  0.02 
Mustard  13.46  20.00c  0.0004 
Mustard  6.73  36.00c  0.0009 














Treatment  Biomass (g)  cfu/g of soil1 p‐value2
Non‐amended Control  ‐‐  35.00c3 ‐‐ 
Wheat  75  43.00bc  0.45 
Mustard  10  72.00a  0.0006 
Mustard  50  71.00a  0.0008 
Mustard  100  60.00ab  0.02 
Mustard  200  62.55ab  0.01 














Treatment  Biomass (g)  cfu/g of soil1 p‐value2
Non‐amended Control  ‐‐  262.20a3 ‐‐ 
Wheat   75  259.00ab  0.90 
Mustard   10  166.00cd  0.0002 
Mustard  50  211.00bc  0.04 
Mustard  100  210.00bc  0.04 
Mustard  200  207.00c  0.03 













Treatment  Biomass (g)  cfu/g of soil1 p‐value2
Non‐amended Control  ‐‐  24.00abc3 ‐‐ 
Wheat   50  16.67abc  0.16 
Wheat  100  18.67bcd  0.30 
Wheat  200  14.00cd  0.06 
Mustard   10  32.00a  0.12 
Mustard  50  24.00abc  0.53 
Mustard  100  28.00ab  0.44 
Mustard  200  28.00ab  0.44 













Treatment  Biomass (g)  cfu/g of soil1 p‐value2
Non‐amended Control  ‐‐  12.67a  ‐‐ 
Wheat   300  4.67bc  0.005 
Mustard   10  6.00b  0.01 
Mustard  50  3.33bc  0.002 
Mustard  100  5.33b  0.008 
Mustard  200  4.67bc  0.005 


































27 May  27/13  Trace  17 May  16/8  0  30 May  30/19  0 
28 May  22/10  0.05  18 May  18/4  0  31 May  28/20  0 
29 May  25/10  0  19 May  23/4  0  1 June  29/19  0 
30 May2  27/14  0  20 May2 26/9  0  2 June2 31/20  Trace 
31 May  29/21  Trace  21 May  28/13  0  3 June  30/19  0 
1 June  28/18  0.13  22 May  29/17  0  4 June  28/18  Trace 
2 June  29/16  0.03  23 May  29/16  0.25  5 June  31/21  0 
3 June  27/18  2.5  24 May  27/18  Trace  6 June  26/17  0.13 









































































































































































































































































































































































































Source  AUDPC1  % Root Damage2  Plant Dry Weight (g) 
Rep  0.0010  0.13  <0.0001 
Treatment  <0.0001  <0.0001  <0.0001 
Rep*Treatment  0.32  0.39  0.31 
Variety  <0.0001  <0.0001  <0.0001 

















Control  ‐‐  0c4   0b  1.05a 
PN  ‐‐  14.2a    83.3a  0.17c 
Soil‐Set  1.2  8.2ab    100a  0.22c 
Soil‐Set  4.8  2.0bc    16.7b  0.55b 






















Control  ‐‐  0a4    0a  1.53a 
PN  ‐‐  2.8a    6.3a  0.67b 
Soil‐Set  1.2  1.2a    19a  0.28c 
Soil‐Set  4.8  0.5a    16.7a  0.77b 






















Control  ‐‐  0a4    0a  2.12a 
PN  ‐‐  0a    1.6a  0.65b 
Soil‐Set  1.2  1.5a    20.6a  0.23d 
Soil‐Set  4.8  0a    0a  0.52c 































5.83±6.25  ‐‐  0.97  0.40  0.81 
Ridomil  
(1.2 L/ha) 
5.64±4.90  0.97  ‐‐  0.38  0.84 
Soil‐Set  
(1.2 L/ha) 
10.68±9.73  0.40  0.38  ‐‐  0.29 
Soil‐Set  
(4.8 L/ha) 
4.48±7.38  0.81  0.84  0.29  ‐‐ 
1Mean area under the disease progress curve (AUDPC) and standard deviation for each 
treatment.  
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APPENDIX ONE: 
A DUPLEX SCORPION ASSAY FOR QUANTIFICATION OF PHYTOPHTHORA NICOTIANAE 
IN THE SOIL 
 
INTRODUCTION 
 
  The traditional technique used for quantifying populations of fungi in the soil is 
soil‐dilution plating on various types of growth media that are semi‐selective for 
different groups of fungi. While relatively reliable, results from this assay take several 
days (ca. 5‐7 days). Kary Mullis invented conventional PCR in 1984, which provided a 
qualitative method for amplification and detection of DNA (92). With the invention of 
real‐time PCR in the early 1990s, conventional PCR was coupled with non‐specific dyes 
(SYBR green I) or fluorescent probes (TaqMan, molecular beacon, scorpion) for 
detection and quantification of DNA (57,92). Results appear in ‘real‐time’ and assays can 
take as little as one hour to complete.  
  Real‐time PCR has been utilized in plant disease diagnosis (46,108,129). The 
most commonly used real‐time PCR probe chemistries used to detect and quantify plant 
pathogenic fungi include TaqMan, molecular beacon, and scorpion (109). The ‘stem‐
loop’ scorpion probe technology was used by Ippolito et al. to quantify Phytophthora 
nicotianae from citrus roots and soil (60). In a ‘stem‐loop’ configuration, one 
oligonucleotide strand in the shape of a hairpin loop contains both the quencher and 
fluorophore. The primers used by Ippolito et al. in the design of the ‘stem‐loop’ scorpion 
were only tested on P. nicotianae isolates from the following: citrus, olive, tomato, and 
an unknown (60). Solinas et al. reported that an improvement to the ‘stem‐loop’, known 
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as the duplex scorpion, reduced false negatives due to the separation of the quencher 
and fluorophore on two complementary oligonucleotide strands (120).  
For growers with black shank, once symptoms appear in the field, a majority of 
the recommendations focus on preventative measures for the following season. A 
duplex scorpion probe real‐time PCR assay for black shank will be a useful tool for 
developing preventative recommendations that start at the beginning of the season 
before a problem arises and not having to wait until the following season. For example, 
P. nicotianae populations can be examined in the spring before tobacco is transplanted 
and a specific pathogen threshold density could be used to make better, cost‐effective 
recommendations about whether or not to use Ridomil in the transplant water. The 
objectives of this study were to determine if the primers described by Ippolito et al. (60) 
would amplify P. nicotianae isolates from tobacco, and to develop a real‐time PCR assay 
using a duplex scorpion probe to quantify P. nicotianae from soil.  
MATERIALS AND METHODS 
Phytophthora nicotianae isolates. Seven isolates of P. nicotianae were collected 
from the same tobacco field described in Chapter 2. All seven isolates were determined 
to be race 1 (data not shown) using the laboratory assay described by Gutiérrez and 
Mila (47). The differential cultivars used for the laboratory assay included: KY 14 (burley 
variety, no resistance to black shank), KY 14 x L8 (burley variety, heterozygous Phl gene, 
high race 0 resistance, susceptible to race 1 and 3), TN 90 (burley variety, heterozygous 
Phl gene, medium resistance to race 0 and race 1), NC 1071 (flue‐cured variety, Php 
gene, high race 1 resistance, resistant to race 3, susceptible to race 0), and KT 212 (KTH 
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2901, burley variety, heterozygous Phl gene, high resistance to race 0, moderate 
resistance to race 1). Mycelia were grown on potato dextrose broth (PDB, Difco) at 
room temperature for seven days and DNA was extracted using a modified CTAB 
(cetyltrimethylammonium bromide) protocol (78). 
Modified CTAB extraction of nucleic acids. Mycelium (100 mg) was isolated 
from PDB and added to a 2.0‐ml screw cap microcentrifuge tube containing two 4‐6 mm 
beads. The microcentrifuge tube with mycelium and beads was dropped into liquid 
nitrogen for 30 seconds, bead‐beated at 2500 rpm for 30 seconds in a Mini‐BeadBeater 
(Biospec Products 3110BX), and repeated two more times. CTAB buffer (1 ml; 2% CTAB, 
2% PVP‐40, 100 mM Tris‐HCL, 1.4 M NaCl, 20 mM EDTA, and pH 8.0) and 2‐
mercaptoethanol were added and mixed under the chemical fume hood. The 
homogenate was incubated at 65°C for 15 minutes and centrifuged at 10,000g (ca. 
10,400 rpm) for 10 minutes. The supernatant was transferred to a 1.5‐ml 
microcentrifuge tube and mixed with an equal volume of chloroform/isoamyl alcohol 
(24:1) then centrifuged at 15,000g (ca. 12,500 rpm) for 10 minutes. The supernatant 
(500 μl) was transferred to a 1.5‐ml microcentrifuge tube containing isopropanol (350 
μl), mixed, and centrifuged at 15,000g for 10 minutes. The pellet was washed by adding 
ice‐cold ethanol (500 μl; 70%) followed by centrifugation at 15,000g for 5 minutes. The 
pellet was air‐dried in the hood. Once the ethanol evaporated, the pellet was dissolved 
in Tris‐HCl (100 μl, 20 mM, pH 8.0) and stored at ‐20°C.  
Phytophthora nicotianae specific probe and primers design. PCR primers (Pn5B‐
Pn6) (Figure A1.1 and Table A1.1) designed by Ippolito et al. were used to amplify a 
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portion of the ITS2 region from the seven P. nicotianae tobacco isolates (60). The 
amplicons from all seven isolates were sequenced by the Advanced Genetics Technology 
Center at the University of Kentucky (Lexington, Kentucky) and compared by BLAST 
analysis (blastn algorithm) to sequences in the NCBI GenBank database.  
The duplex scorpion probe (Figure A1.1) was designed by modifying the ‘stem‐
loop’ Pn6‐scorpion from Ippolito et al.(61). The quencher strand (QS; Sigma‐Aldrich, St. 
Louis, Mo) was labeled with the Black Hole Quencher‐1 (BHQ1), while the probe‐primer 
strand (PPS; Sigma‐Aldrich) was labeled with 6‐carboxyfluorescein (6FAM) (Figure A1.2 
and Table A1.1).  The PPS also contained hexaethylene glycol (HEG), which functions to 
block Taq polymerase from copying the probe sequence.  
Optimization of real‐time PCR amplification. All real‐time PCR experiments were 
carried out on the SmartCycler® system (Cepheid, Sunnyvale, CA). Cycling conditions for 
amplification included an initial denaturation at 95°C for 10 minutes followed by 40 
cycles consisting of denaturing at 95°C for 15 seconds and annealing/elongation at 55°C 
for 55 seconds. All reaction mixtures (20 μl) contained: 10 μl of Bioline SensiFAST probe 
No ROX kit (Bioline Reagents Ltd., Taunton, MA), 2 μl of Pn5B primer (5 μM), 2 μl of PPS 
(0.02 μM), 2 μl QS (0.5 μM), 2 μl extracted P. nicotianae mycelial DNA (ca. 3‐5 ng), and 2 
μl of sterile nanopure water. To examine the sensitivity and efficiency of the assay, DNA 
extracted from P. nicotianae mycelium was serially diluted tenfold from 3‐5 ng/μl to 
300‐500 fg/μl. Sterile nanopure water was used as a negative control in every 
experiment. 
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Different concentration ratios of QS to PPS were examined. Concentration 
combinations tested included QS 0.5 μM/PPS 0.1  μM, QS 0.5 μM/PPS 0.125 μM, QS 0.5 
μM/PPS 0.25 μM, and QS 0.5 μM/PPS 0.5 μM. For both annealing phase and QS/PPS 
ratios, the cycling conditions and reaction mixture described above were used.  
RESULTS AND DISCUSSION 
  Primer design. Using the Pn5B‐Pn6 primers, the sequenced amplicons from all 
seven isolates shared strong similarity to P. nicotianae sequences in the GenBank 
database. This result supported our hypothesis that the primers (Pn5B‐Pn6) designed by 
Ippolito et al. would amplify P. nicotianae isolates from tobacco. Therefore, the duplex 
scorpion was designed and implemented into further study as discussed below.  
  Optimization of real‐time PCR amplification. Much of the optimization work 
focused on improving reaction efficiency to a target range of 90‐100%. The reaction 
efficiency was calculated by graphing the log value of the serial dilution DNA 
concentrations vs. the Ct values and using the slope in the following equation: E=10(‐
1/slope)‐1) x 100.  
One step to increase reaction efficiency involved improvement of pipetting 
technique. Simple changes were made such as not pipetting extremely small amounts 
(<2 μl) when measuring DNA for the serial dilutions or other reagents in the reaction 
mixture (Table 2). Changing the annealing phase was another step in trying to improve 
the reaction efficiency. If the annealing time is too long there can be non‐specific 
amplification (e.g. repeat sequences in DNA) and if too short, there is not enough time 
for primers to hybridize to the target. Annealing phase was analyzed by looking at Ct 
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values obtained when varying the time from 34 to 61 seconds. No differences in Ct value 
were observed and thus the original annealing/elongation time (55 seconds) was kept 
(data not shown).  
All of the serial dilution experiments used a ratio of QS at 0.5 μM to PPS at 0.02 
μM (Table 2). At best, reaction efficiency was 80%. More work should be done to 
optimize this assay so that the reaction efficiency reaches at least 90%. A step in that 
direction was examining the ratio of QS to PPS concentration. De‐Ming et al.   
(30) reported that a 1.6:1 QS to PPS concentration ratio gave a 97% reaction efficiency 
while Ioos et al. (59) reported that a 5:1 QS to PPS concentration ratio gave a 99% 
reaction efficiency. Results for the QS/PPS concentration ratio experiments can be 
found in Table 3. Future work should include tenfold serial dilution experiments under 
the cycling conditions described above using the different QS/PPS concentrations. If the 
reaction efficiency is still low, the next step to optimize this assay should involve making 
a master mix instead of using a premade one from Bioline. Making the master mix in the 
laboratory would allow for optimization of individual PCR reagents. For example, 
magnesium is a co‐factor of Taq polymerase so different concentrations can significantly 
impact its efficiency in synthesizing DNA. Once the assay has been optimized for 
mycelial DNA, experiments to detect and quantify P. nicotianae in the soil using the 
duplex scorpion probe should follow.  
  Based on the genome sequence released by the Broad Institute (101), the 
amount of DNA in one chlamydospore of P. nicotianae is approximately 0.16 pg. The 
duplex scorpion assay used in this study was sensitive enough to detect concentrations 
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of P. nicotianae DNA as low as 300‐500 fg/μl. Since the assay can detect concentrations 
of DNA that are lower than one chlamydospore, it is feasible that once the real‐time PCR 
protocol has been optimized it will be suitable for application in the field.   
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Figure A1.1. Illustration of the forward (Pn5B) and reverse (Pn6) primers designed to 
amplify from the ITS2 region of Phytophthora nicotianae. The expected amplicon length 
when using Pn5B‐Pn6 is 120 bp. ITS1=internal transcribed spacer 1; ITS2=internal 
transcribed spacer 2; 18S, 5.8S, and 28S=nuclear encoded ribosomal RNA genes. 
Adapted from Ippolito et al. (60). 
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Figure A1.2. Diagram of the duplex scorpion probe used to amplify Phytophthora 
nicotianae mycelium. BHQ‐1=Black Hole Quencher‐1; FAM=6‐carboxyfluorescein; 
HEG=hexaethylene glycol.  
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Table A1.1. The sequences for the forward (Pn5B) primer, reverse (Pn6) primer, 
quencher strand (QS), and probe‐primer strand (PPS) used for the amplification and 
quantification of Phytophthora nicotianae. BHQ1=Black Hole Quencher‐1; 6FAM= 6‐
carboxyfluorescein; HEG=hexaethylene glycol.  
Name  Sequence 
Pn5B  5’‐GAACAATGCAACTTATTGGACGTTT‐3’ 
Pn6  5’‐AACCGAAGCTGCCACCCTAC‐3’ 
Quencher strand (QS)  5’‐CAACAGCAAACGGAATT‐BHQ1‐3’ 
Probe‐primer strand (PPS)  5’‐6FAM‐AATTGGCTTTGCTGTTG‐HEG‐
AACCGAAGCTGCCACCCTAC‐3’ 
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Table A1.2. Real‐time PCR reaction efficiencies calculated for optimization experiments. 
QS=quencher strand; PPS=probe primer strand.  
Experiment  Slope  Reaction Efficiency 
QS 0.5 μM/PPS 0.02 μM 
Poor pipetting 
‐5.80  48% 
QS 0.5 μM/PPS 0.02 μM 
Poor pipetting 
‐4.83  62% 
QS 0.5 μM/PPS 0.02 μM 
Improved pipetting 
‐3.90  80% 
QS 0.5 μM/PPS 0.02 μM 
Improved pipetting 
‐4.22  73% 
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Table A1.3. Threhold values (Ct) calculated for different QS (quencher strand) to PPS 
(probe primer strand) concentrations.  
QS/PPS concentration  Ct value 
0.5 μM/0.02 μM  14.9±0.2 
0.5 μM/0.125 μM  15.0±0.2 
0.5 μM/0.25 μM  15.0±0.1 
0.5 μM/0.5 μM  16.4±0.3 
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